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A temperatura é um fator abiótico que afeta diretamente a fisiologia dos peixes. 
Um aumento agudo na temperatura (choque térmico) pode iniciar o processo de 
estresse oxidativo e consequente ativação de defesas antioxidantes, podendo 
também desencadear variações nas atividades de enzimas do metabolismo 
energético. Neste estudo investigamos a resposta do sistema de defesa antioxidante 
e do metabolismo energético de carboidratos e proteínas em Psalidodon bifasciatus 
frente ao choque térmico de 31ºC nos tempos de 2, 6, 12, 24 e 48h nas brânquias, 
fígado e rim. Os peixes apresentaram sinais de estresse em todos os tecidos testados, 
mostrado pelo aumento na concentração de LPO em 2h e atividade de PFK, HK e 
MDH em 48h nas brânquias, no aumento da atividade de GST em 12h e CS em 24h 
e concentração de GSH em 12 e 48h no fígado e maiores atividades de SOD em 48h, 
GR em 24h, G6PDH em 48h e concentração de GSH em 24h no rim. No rim o sistema 
de defesa antioxidante foi o mais alterado, enquanto nas brânquias o metabolismo de 
carboidrato foi o mais alterado. Os resultados indicam a importância da via da glicólise 
e do metabolismo aeróbico nas brânquias, do metabolismo aeróbico no fígado e da 
via pentose fosfato no rim na tentativa de retornar a homeostase. As respostas dos 
biomarcadores apresentaram-se tecido-específico, com mais biomarcadores 
alterados na ordem decrescente de brânquias, rim e fígado. 
 






Temperature is an abiotic factor that directly affects the physiology of fishes. An 
acute increase in temperature (thermal shock) can initiate the oxidative stress process 
and consequently activation of antioxidant defense enzymes, also triggering variations 
in enzyme activities from the energy metabolism. In this study, we investigated the 
antioxidant defense system and the energy metabolism of carbohydrates and proteins 
response in Psalidodon bifasciatus when facing thermal shock of 31ºC in the exposure 
times of 2, 6, 12, 24, and 48h in the tissues of gills, liver and kidneys. The fish presented 
signs of stress in all tissues tested, showed through the increase in the concentration 
of LPO in 2h and PFK, HK and MDH activity in 48h in the gills, the increase in GST 
activity in 12h and CS activity in 24h and the concentration of GSH in 12 and 48h in 
the liver and also through higher activities in SOD in 48h, GR in 24h, G6PDH in 48h 
and concentration of GSH in 24h in the kidney. In kidneys the antioxidant system was 
highly altered, while in the gills the carbohydrate metabolism presented greater 
alterations. The results indicate the importance of the glycolysis pathway and the 
aerobic metabolism in the gills, the aerobic metabolism in the liver and the pentose-
phosphate pathway in kidneys in attempt to returning to homeostasis. The biomarkers 
response presented to be tissue-specific, with more biomarkers altered in the 
decreasing order of gills, kidney and liver.  
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Nas décadas recentes, mudanças climáticas globais têm causado grande 
preocupação pois espera-se que resultarão em efeitos devastadores em 
ecossistemas de água doce (DUTTA et al., 2018; LI et al., 2019). Alterações do 
ambiente aquático, como poluentes, aumentos de temperatura e eventos extremos 
podem alterar a biodiversidade e o funcionamento do ecossistema de rios e 
consequentemente impactar organismos aquáticos, afetando seu comportamento e 
sobrevivência (PAINE et al., 1998; LAPOINTE et al., 2011; JONES, 2013). Além disso, 
animais aquáticos são profundamente afetados pelas condições ambientais de seus 
habitats e podem ter sua habilidade de resistir a estresses fisiológicos alterada 
(CHANG et al., 2001; LI et al., 2019). Peixes são bons indicadores ecológicos e podem 
ser usados para monitorar o status de ambientes aquáticos por apresentarem sinais 
de estresse frente a alterações climáticas (MCQUATTERS-GOLLOP, 2012; 
QUEIRÓS et al., 2018). 
O estresse nos peixes pode ser definido como a gama de respostas fisiológicas 
a algum distúrbio negativo, que ocorre com o intuito de reestabelecer a homeostase 
(LOGAN; BUCKLEY, 2015; SCHRECK; TORT, 2016). O estresse em peixes pode ser 
desencadeado por: (a) estressores abióticos: quantidade de oxigênio dissolvido, pH, 
pressão parcial e variações de temperatura; (b) estressores químicos: contaminantes 
e poluentes que alteram a qualidade da água e (c) estressores bióticos: espécies 
invasoras, predadores e parasitas, dos quais tem se tornado preocupações 
crescentes para populações de peixes selvagens e cultivados (IWAMA, 1999; 
SCHINEGGER et al., 2012; PETITJEAN et al., 2019).  
Um fator primário que influencia o estado fisiológico de peixes e é altamente 
variado em ambientes naturais e de piscicultura é a temperatura (LASKOWSKI et al., 
2010), visto que a maioria das espécies de peixes é ectotérmica e apresentam a 
temperatura corpórea diretamente afetada pela temperatura da água (BELLGRAPH 
et al., 2010). As mudanças climáticas estão aumentando a média de temperatura e a 
frequência de eventos térmicos extremos (GUNDERSON; STILLMAN, 2015), 
principalmente em ecossistemas de água doce que estão mais propensos aos efeitos 
das mudanças climáticas, tais como alterações de temperatura, precipitação e 
regimes de água (IPCC, 2014). Variações sazonais ou agudas de temperatura, como 
movimento vertical na coluna de água através da termoclina podem causar uma 
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significante e rápida oscilação na temperatura corporal de peixes, e substancialmente 
influenciar em suas funções cardiovasculares e fisiológicas (BALDISSERROTTO et 
al., 2019). 
 Consequentemente, peixes habitando ecossistemas impactados podem 
encontrar temperaturas que estão fora do seu intervalo ótimo de temperatura (GAGNÉ 
et al., 2007; LAPOINTE et al., 2011). Esses organismos devem se adaptar não 
somente ao aumento médio de temperatura, mas também para eventos de altas 
temperaturas mais acentuadas (CULUMBER; MONKS, 2014; MADEIRA et al., 2017).  
Dentro da extensão de temperaturas não letais, os peixes são geralmente 
capazes de lidar com mudanças graduais, no entanto, um aumento rápido da 
temperatura ambiente pode resultar em uma resposta generalizada de estresse nos 
indivíduos, como foram caracterizadas em espécies de peixes de clima temperado e 
antárticos (VINAGRE et al., 2012, NAKANO et al., 2014, FORGATI et al., 2017, 
SOUZA et al., 2018). Os limites de tolerância térmica variam entre as espécies de 
peixes e são dependentes da genética, estágio de desenvolvimento e histórico 
térmico, sendo mais amplos em espécies de regiões tropicais e temperadas do que 
polares (PECK; CONWAY, 2000; PORTNER, 2002; DONALDSON et al., 2008). Um 
aumento agudo na temperatura é conhecido como choque térmico de alta temperatura 
e pode induzir numerosas mudanças bioquímicas e fisiológicas nos peixes na tentativa 
de lidar com o desafio imposto pelo estresse, chamado de “respostas generalizadas 
ao estresse”, que é amplamente caracterizado entre respostas primárias, secundárias 
e terciárias (WENDELAAR BONGA, 1997; BARTON, 1997; IWAMA et al., 1999).  
A resposta primária representa a percepção de um estado alterado e início da 
resposta endócrina e neuroendócrina, que inclui uma cascata de respostas 
envolvendo a secreção e síntese de hormônios corticosteroides e catecolaminas, que 
possuem o papel principal de tornar disponível a energia para sistemas envolvidos em 
luta, fuga ou lidar com o estresse (WENDELAAR BONGA, 1997; PANKHURST, 2011). 
A resposta secundária inclui vários ajustes bioquímicos e fisiológicos associados, que 
demandam o aumento da mobilização de substratos energéticos para lidar com o 
estresse, pois é um processo de alta demanda energética (BARTON; SCHRECK, 
1987; SCHRECK; TORT, 2016) acarretando mudanças nas taxas respiratória e 
cardiovascular (RODNICK; PLASNA, 2016). A resposta terciária geralmente ocasiona 
um prejuízo para o peixe, pois representa mudanças a níveis individuais e 
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populacionais, afetando seu comportamento, crescimento e reprodução (BARTON, 
1997; PANKHURST, 2016; SADOUL; VIJAYAN, 2016). 
Dentre as respostas secundárias ao estresse frente a exposições a 
temperaturas altas, modular a atividade de enzimas envolvidas no metabolismo 
energético é fundamental para garantir o fornecimento de energia aos tecidos e pode 
resultar em mudanças em concentrações enzimáticas ou nas expressões de 
isoformas com diferentes propriedades cinéticas (HOCHACHK, 2002, SOUZA et al., 
2017). 
Consequentemente, essas respostas fisiológicas resultam em mudanças na 
taxa metabólica e diferentes ajustes bioquímicos podem ocorrer na tentativa de 
retornar à homeostase (LERMEN et al., 2004, PRZEPIURA et al., 2019). Antes que a 
homeostase possa ser atingida, a capacidade de resposta dos tecidos para manter a 
taxa metabólica é afetada, portanto a disponibilidade de substratos energéticos e, 
consequentemente, funções como crescimento e locomoção podem ser 
comprometidos (STROBEL et al., 2013). Algumas enzimas chaves, chamadas de 
biomarcadores, são usadas para avaliar as alterações no metabolismo energético, 
escolhidas em pontos estratégicos das vias metabólicas. No metabolismo de 
proteínas, destacam-se as enzimas alanina aminotransferase (ALT), aspartato 
aminotransferase (AST) e glutamato desidrogenase (GLDH) (FIGURA 1). Nas vias do 
metabolismo de carboidratos (FIGURA 2) destacam-se: citrato sintase (CS) e malato 
desidrogenase (MDH) no ciclo do ácido cítrico (TCA), lactato desidrogenase (LDH) na 
fermentação lática, glicose-6-fosfatase (G6Pase) e glicogênio fosforilase (GP) na 
gliconeogênese e glicogenólise, hexoquinase (HK), fosfofrutoquinase (PFK) e piruvato 
quinase (PK) na glicólise e glicose-6-fosfato-desidrogenase (G6PDH) na via das 




FIGURA 1 - ESQUEMA DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE PROTEÍNAS 
NOTA: Enzimas chave do metabolismo de proteínas em laranja e nome da via em verde. Os três 
pontinhos ao lado de oxaloacetato e piruvato indicam que eles seguem para a via do TCA. GLDH – 
glutamato desidrogenase; AST – aspartato aminotransferase; ALT – alanina aminotransferase.  
FONTE: adaptado de Nelson & Cox, 2017. 
 
 
FIGURA 2 - ESQUEMA DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS 
 
NOTA: Enzimas chave do metabolismo de carboidratos em laranja e nomes das vias envolvidas em 
verde. GP – glicogênio fosforilase; G6Pase – glicose-6-fosfatase; HK – hexoquinase; PFK – 
fosfofrutoquinase; PK – piruvato quinase; G6PDH - gligose-6-fosfato desidrogenas; LDH - lactato 
desidrogenase; CS – citrato sintase; MDH – malato desidrogenase. 
FONTE: adaptado de Nelson & Cox, 2017. 
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 Além disso, um aumento na temperatura ambiente gera ativação metabólica 
com um aumento no consumo de oxigênio, que pode gerar formação de radicais livres 
e outras espécies reativas que iniciam o processo chamado de estresse oxidativo 
(HALLIWELL; GUTTERIDGE, 1984, HELLOU et al., 2012). O termo estresse oxidativo 
é usado para estados fisiológicos onde o balanço entre a geração e eliminação de 
espécies reativas de oxigênio (EROs), como o ânion superóxido, peróxido de 
hidrogênio e radical hidroxila, é desequilibrado, favorecendo a geração e 
desfavorecendo a eliminação de EROs (LUSHCHAK; BAGNYUKOVA, 2006, 
MADEIRA et al., 2016a).   
Os organismos se adaptam ao estresse oxidativo aumentando seu potencial 
antioxidante (HALLIWELL; GUTTERIDGE, 1984; STOREY, 1996; HERMES-LIMA, 
2004; BIRNIE-GAUVIN et al., 2017). As principais enzimas antioxidantes (FIGURA 3) 
consistem em superóxido dismutase (SOD), catalase (CAT), glutationa-s-transferase 
(GST), glutationa peroxidase (GPx), e outras moléculas como o tiol não proteico (GSH) 
que desintoxicam diretamente as EROs e outros compostos envolvidos na geração 
de EROs e danos oxidativos para componentes celulares (HELLOU et al., 2012; 
BIRNIE-GAUVIN et al., 2017). Existem enzimas auxiliares que também participam da 
resposta ao estresse oxidativo, que ajudam as anteriores produzindo equivalentes 
redutores, como a glutationa redutase (GR) e a glicose-6-fosfato desidrogenase 
(G6PDH) (LUSHCHAK; BAGNYUKOVA, 2006; KHARE et al., 2019). As enzimas 
antioxidantes são consideradas potenciais biomarcadores para quantificar e qualificar 
o estresse oxidativo e são frequentemente usadas como ferramentas de triagem para 
avaliar os impactos de estresses ambientais em peixes (FAHEEM; LONE, 2017).  
O estresse oxidativo causa danos às macromoléculas, causando mudanças 
como carbonilação de proteínas (PCO), inativação de enzimas, liperoxidação (LPO) e 
danos ao DNA, que comprometem suas funções biológicas e podem resultar em morte 
celular (HALLIWELL; GUTTERIDGE, 2007, FORGATI et al., 2017). É possível 
investigar o dano oxidativo através da análise de conteúdo de PCO e LPO 





FIGURA 3 - ESQUEMA DE ENZIMAS DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE 
NOTA: Enzimas chave do sistema de defesa antioxidante em laranja e medidores de dano em 
vermelho. SOD - superóxido dismutase; CAT - catalase; GPx - glutationa peroxidase. Tióis não-
proteicos: GSH – glutationa reduzida; GR - glutationa redutase; GST – glutationa-s-transferase. 
Medidores de dano: LPO – lipoperoxidação; PCO – carbonilação de proteínas.  
FONTE: adaptado de Nelson & Cox, 2017. 
 
Esses padrões de respostas de antioxidantes à produção de EROs e de 
biomarcadores do metabolismo energético de carboidratos e de proteínas podem ser 
observadas em peixes nas brânquias (LUSHCHAK et al., 2006b; FORGATI et al., 
2017; JAVED et al., 2017; MADEIRA et al., 2017; WEN et al., 2018; GUILLEN et al., 
2019), fígado (SOENGAS; ANDRES, 1995; LUSHCHAK et al., 2006; LOPEZ-PATINO 
et al., 2014; MADEIRA et al., 2016a; FAHEEM; LONE, 2017; HASSAN et al., 2017) e 
rim (KAUR et al., 2005; JOSE, 2014; FAHEEM; LONE, 2017, FORGATI et al., 2017; 
JESUS et al., 2018; YANG et al., 2020; ZEBRAL et al., 2020). O fígado dos peixes tem 
um papel importante em funções vitais do metabolismo básico e é o maior órgão de 
acumulação, biotransformação e excreção (HINTON; LAUREN, 1990; FIGUEIREDO-
FERNANDES et al., 2006; BHAT 2017). Os rins e as brânquias estão envolvidos em 
osmorregulação e excreção e suas funções requerem a ação de numerosas enzimas 
e transportadores, o que demanda grande quantidade de energia (TSENG et al., 2008; 
BASIRUN et al., 2019). Devido à sua função fisiológica e contato próximo com a água, 
as brânquias são diretamente afetadas por fatores químicos e físicos, como drásticas 
mudanças na temperatura ambiente (HWANG et al., 2011). 
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Dentre os peixes subtropicais, destaca-se Psalidodon bifasciatus 
(anteriormente Astyanax bifasciatus) (Garavello & Sampaio, 2010), que possuem uma 
distribuição geográfica ampla, habitam os mais diversos ambientes, como regiões 
montanhosas, trechos lóticos e leitos de rios, porções lênticas ou lagunares e 
nascentes (KAVALKO et al., 2008), além de serem o grupo dominante em algumas 
bacias hidrográficas e na bacia do rio Iguaçu, devido ao seu potencial reprodutivo e 
oportunismo trófico (BUENO-KRAWCZYK et al., 2015). Estudos de ecotoxicologia e 
biomonitoramento tem amplamente utilizado essa espécie como modelo (BUENO-
KRAWCZYK et al., 2015; NIMET et al., 2017; TINCANI et al., 2019; NIMET et al., 
2020), por ser sensível a mudanças físico-químicas do ambiente e possui grande 
adaptabilidade à diferentes habitats, considerado como bom bioindicador de 
alterações ambientais (NAVARRO, 2010, BUENO-KRAWCZYK et al., 2015).  
Dentro desse contexto, o objetivo deste trabalho é avaliar a atividade e 
concentrações dos biomarcadores do metabolismo energético de carboidratos e de 
proteínas e do sistema de defesas antioxidantes em Psalidodon bifasciatus frente ao 
choque térmico de alta temperatura (31°C) nas brânquias, fígado e rim, durante 2, 6, 
12, 24 e 48 horas de exposição. Levantamos a hipótese de que o estresse térmico irá 
alterar (i.e. aumentar ou diminuir) as atividades de enzimas e concentrações de 
biomarcadores do sistema de defesa antioxidante, metabolismo energético de 
carboidratos e de proteínas ao longo dos tempos de exposição e os órgãos avaliados 
















2 MATERIAIS E MÉTODOS 
 
As temperaturas utilizadas levaram em consideração literatura existente. No 
estudo de Bueno-Krawczyk (2015), com Psalidodon bifasciatus coletados na região 
do médio rio Iguaçu, as temperaturas nos pontos de coleta tiveram média entre 19 e 
20°C, portanto o grupo controle foi mantido a temperatura próxima de 21ºC, 
assumindo que os peixes estariam adaptados a mesma e consequentemente 
mantendo a homeostase sem alterações nas atividades enzimáticas. A habilidade de 
tolerar um estressor como o aquecimento depende não somente da intensidade do 
estressor, mas também da duração da exposição (REZENDE et al., 2014). Os tempos 
de coleta utilizados neste estudo (2 a 48 horas) simulam situações de estresse agudo 
e geram uma mudança transiente das atividades metabólicas, que ocorrem a fim de 
reestabelecer a homeostase (FORGATI et al., 2017; SOUZA et al., 2018; PRZEPIURA 
et al., 2019). 
 
2.1 COLETA E ACLIMATAÇÃO DE Psalidodon bifasciatus 
 
 A Comissão de Ética no Uso de Animais do Setor de Ciências Biológicas da 
Universidade Federal do Paraná (CEUA – BIO/UFPR) emitiu a licença para 
experimentação animal sob n° 1228. A licença ambiental de coleta de animais foi 
obtida por meio do Instituto Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade 
(SISBIO/ICMBio), sob número 63551-1, emitida em 27/06/2018.  
P. bifasciatus (Comprimento Padrão: 8,75±0,75 cm; Peso: 15±4,5 g) foram 
coletados na região do médio Iguaçu, no município de União da Vitória-PR (Sul: 26° 
14' 58.50" / Oeste: 51° 6' 33.07") e Porto Vitória-PR (Sul: 26° 10' 46.66" / Oeste: 51° 
10' 25.09"), com o auxílio de vara de pesca, linhas e anzol e mantidos 
experimentalmente no Centro de Pesquisas e Extensões em Aquicultura Ildo Zago, 
em União da Vitória/PR (26°13'12.15"S; 51° 7'51.07"O) (FIGURA 4). 
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FIGURA 4 - MAPA DA ÁREA DE COLETA DOS PEIXES 
NOTA: Mapa da área de coleta dos indivíduos de P. bifasciatus, estado do Paraná (em preto), União 
da Vitória (em verde) e Porto Vitória (em laranja), no estado do Paraná, Brasil.  
FONTE: A autora, 2021. 
 
Nos tanques de 830 L, os peixes foram mantidos durante três dias em 
temperatura controlada de 21 ± 0,5°C (BUENO-KRAWCZYK et al., 2015) com 
fotoperíodo natural de aproximadamente 11 horas luz/13 horas escuro e aeração 
constante, visando a sua aclimatação (PEREIRA-DA-SILVA; OLIVEIRA, 2017).  Os 
tanques configuravam sistemas estáticos, limpos por sucção diária, com 
aproximadamente 50% da água renovada diariamente (LERMEN et al., 2004) com 
água originária de nascente própria.  
Os peixes foram alimentados (média: 1% peso corporal) diariamente com ração 
comercial para peixes (Supra® Aqua Line, com teor de proteína de 42%) (CHUNG, 
2000; LERMEN, et al., 2004). Parâmetros físico-químicos da água como oxigênio 
dissolvido (7,5 ± 0.58 mg/L), amônia (1,75± 0,29 mg/L), pH (7,53 ± 0.05), nitrato 
(0,00mg/L), nitrito (0,00mg/L), dureza (71,6 mg/L de CaCo3) e sem presença de cloro 







2.2 EXPERIMENTOS DE CHOQUE TÉRMICO 
 
P. bifasciatus (n = 120), após aclimatação, foram transferidos diretamente para 
aquários contendo água a 31ºC ± 0,5°C (choque térmico) (LERMEN et al., 2004; 
VIEIRA, 2015), com tempos de exposição de 2, 6, 12, 24 e 48 horas nessa condição. 
Para cada situação experimental houve um controle, em que os animais foram 
mantidos a 21 ± 0,5°C. Foram utilizados 12 indivíduos por experimento e a densidade 
máxima de peixes por aquário foi de 3,6g/L de água em P. bifasciatus (CHUNG, 2000; 
VIEIRA et al., 2013). Os bioensaios foram realizados em duplicata. A temperatura da 
água dos aquários foi rigorosamente controlada por termostatos (Aqua One®, VigoAr® 
e Atman®, com potência de 100W). 
 A troca de água nos experimentos acima de 24 horas foram idênticas as da 
aclimatação. Para todos os grupos, o primeiro dia de aclimatação foi o primeiro dia do 
fornecimento de alimentos e a última alimentação foi fornecida em aproximadamente 
22 - 24 horas antes da eutanásia (VINAGRE et al., 2014; MADEIRA; VINAGRE; DINIZ, 
2016). 
Após o período experimental, os animais foram anestesiados com benzocaína 
0,1% (p v-1) e foram imediatamente dissecados (FIGURA 5). As amostras das 
brânquias, fígado e rim foram armazenadas em nitrogênio líquido e destinadas para 
os diversos procedimentos analíticos realizados no Laboratório de Biologia Adaptativa 
– Departamento de Biologia Celular – Setor de Ciências Biológicas – UFPR.  
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FIGURA 5 - FOTO DOS PROCEDIMENTOS DE DISSECAÇÃO DE Psalidodon bifasciatus 
 
NOTA: Equipe de laboratório realizando procedimentos de anestesia e dissecação dos animais após o 
período do experimento  
FONTE: Ieda Scheleger, 2019. 
 
2.3  ANÁLISES ENZIMÁTICAS 
 
As determinações das atividades enzimáticas e níveis de biomarcadores de 
estresse oxidativo foram realizados em triplicata por espectrofotometria em leitora de 
microplacas (EPOCH Microplate Spectrophotometer, BioTek, Winooski, VT, USA). Em 
todas as análises a concentração de proteínas totais foi determinada pelo método de 
Bradford (1976), utilizando-se soro de albumina bovina (BSA) para o estabelecimento 
da curva padrão e a absorbância das amostras foi analisada em 595 nm. 
O número de amostras utilizada para cada análise foi diferente devido às 
limitações laboratoriais e de material biológico e podem ser visualizados em mais 
detalhes no Apêndice 1. As atividades enzimáticas estão expressas em nmol ou μmol 
de substrato convertido em produto por minuto (nmol.min−1, mU; e μmol.min−1, U; 
respectivamente). Atividades específicas expressos de acordo com a concentração 
de proteína em cada amostra (mU/mg or U/mg). 
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2.3.1 DETERMINAÇÃO DA ATIVIADE DE ENZIMAS DO SISTEMA DE DEFESA 
ANTIOXIDANTE E NÍVEIS DE GSH E MARCADORES DE DANO 
 
As amostras de brânquias, fígado e rim foram pesadas, homogeneizadas 
(homogeneizador Potter-Elvehjem) em tampão Tris-HCl 50 mM (pH 7,4), 
sequentemente centrifugadas em 12.000 g a 4°C durante 20 min e os sobrenadantes 
foram separados em alíquotas em microtubos de 1,5 mL. Os microtubos foram 
congelados e armazenados à -80°C para conservação das amostras e posteriormente 
utilizados para as determinações das atividades enzimáticas e níveis de 
biomarcadores do estresse oxidativo. 
 A atividade da superóxido dismutase (SOD, E.C. 1.15.1.1) foi avaliada 
segundo Crouch et al. (1981), que consiste em avaliar a capacidade da SOD em inibir 
a redução do NBT para azul formazan pelo 𝑂2 −gerado pela hidroxilamina em solução 
alcalina, medida à 560 nm no espectrofotômetro.  
 A atividade da catalase (CAT, E.C. 1.11.1.6) foi avaliada segundo Beutler 
(1975), no qual o princípio baseia-se em medir a degradação de peróxido de 
hidrogênio em oxigênio e água, reação que pode ser acompanhada pelo decréscimo 
da absorbância em 240 nm.  
A atividade da glutationa peroxidase (GPx, E.C. 1.11.1.9) foi medida segundo 
o método descrito por Wendel (1981), embasado na oxidação de glutationa reduzida 
(GSH) na redução acoplada de peróxido de hidrogênio a água, no qual ocorre o 
decréscimo de absorbância promovido durante a redução de GSSG, catalisada pela 
GR, na presença de NADPH medido à 340 nm.  
A atividade da glutationa-S-tranferase (GST, E.C. 2.5.1.18) foi determinada de 
acordo com a metodologia de Keen et al. (1976), que consiste em monitorar a 
atividade de GST na reação na qual o tioéter é formado através do substrato CDNB 
com o tripeptídeo glutationa (GSH), mensurado a 340 nm.  
A atividade da glutationa redutase (GR, E.C. 1.6.4.2) foi avaliada segundo os 
autores Carlberg e Mannervik (1985), medida pela atividade da GR na oxidação do 
NADPH à 340 nm na conversão de GSSG em GSH.  
Os níveis de tióis não proteicos (GSH e outros) foram determinados através da 
metodologia de Sedilak e Lindsay (1968), baseado na precipitação de proteínas e 
posterior reação de tióis não protéicos com o DTNB, gerando um produto que absorve 
luz a 415 nm.  
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Peroxidação lipídica (LPO) foi estimada pelo método de TBARS (FEDERICI; 
SHAW; HANDY, 2007 com modificações), fundamentada em medir MDA, que é um 
produto de endoperóxido de ácidos graxos insaturados resultados da oxidação de 
substratos lipídicos. O MDA reage com o ácido tiobarbitúrico (TBA) formando um 
cromógeno rosa (TBARS), que é medido à 535 nm.  
O dano oxidativo em proteínas (PCO) foi determinado pela medida de grupos 
carbonil conforme previamente descrito por Levine et al. (1994), no qual a 2,4-
dinitrofenilhidrazina (DNPH) reage com proteínas carboniladas de tipo aldeído e 
cetona e forma dinitrofenil hidrazonas que foram detectadas a 360 nm. 
 
2.3.2 DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO 
ENERGÉTICO DE CARBOIDRATOS 
 
As amostras de brânquias, fígado e rim foram pesadas, homogeneizadas 
(homogeneizador Potter-Elvehjem) em tampão Tris-HCl 50 mM (pH 7,4) (proporção 
de 1:5) e sonicadas durante 15 segundos para ruptura de estruturas subcelulares, sob 
banho de gelo nas duas etapas. Seguidamente, foram centrifugadas em 11.790 g a 
4°C durante 10 min e os sobrenadantes foram separados em alíquotas em microtubos 
de 1,5 ml. Os microtubos foram congelados e armazenados à -80°C para conservação 
e posteriormente utilizados para as determinações das atividades enzimáticas. 
A atividade da glicose-6-fosfatase (G6Pase, E.C. 3.1.3.9) foi determinada 
seguindo o método de Fathi et al (2002), que tem como princípio a quantificação de 
fosfato inorgânico liberado pela formação de um complexo colorado com verde 
malaquita e molibidato de amônia, medida pela absorbância a 600 nm. 
A determinação da variação de absorbância com relação a atividade da 
glicogênio-fosforilase (GP, E.C. 2.4.1.1) foi mensurada de acordo com a metodologia 
de Chang et al. (2007), na qual a atividade da GP na reação em que a mesma catalisa 
a quebra de glicogênio para entrada na via glicolítica foi mensurada a 340 nm. 
A atividade da hexoquinase (HK, E.C. 2.7.1.1) foi avaliada segundo Baldwin et 
al. (2007), através da atividade de HK na reação de regulação na conversão de glicose 
em glicose-6-fosfato, medida a 340 nm.   
A determinação da atividade da fosfofrutoquinase (PFK, E.C. 2.7.1.11) foi 
realizada segundo Baldwin et al. (2007), na qual a atividade é medida a 340 nm 
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através da reação irreversível de transferência de um grupo fosfato do ATP para a 
posição 1 de frutose-6-fosfato, formando frutose 1,6-difosfato, a qual PFK catalisa. 
A atividade da lactato-desidrogenase (LDH, E.C. 1.1.1.27) foi determinada de 
acordo com Thuesen, Mccullough e Childress (2005), através do decréscimo da 
absorbância de NADH a 340 nm devido a oxidação de NAD+, decorrente da 
conversão do piruvato presente no sistema de reação a lactato, reação catalisada pela 
LDH. 
A atividade da piruvato quinase (PK, E.C. 2.7.1.40) foi determinada segundo a 
metodologia de Levesque et al. (2002), através da reação irreversível, catalisada pela 
PK, de transferência do grupo fosfofenolpiruvato para o ADP, gerando uma molécula 
de piruvato e uma de ATP, medida a 340 nm. 
A atividade de glicose-6-fosfato-desidrogenase (G6PDH, E.C. 1.1.1.49) foi 
determinada pelo método descrito por Glock e Mcclean (1953), na qual a atividade de 
G6PDH é mensurada a 340 nm, pela redução de NADP+ a NADPH enquanto oxida 
glicose-6-fosfato. 
A atividade da citrato-sintase (CS, E.C. 4.1.3.7) foi determinada segundo 
Saborowski e Buchholz (2002), mensurada pelo método cinético a partir da formação 
de CoA-SH em complexo com o DTNB e pode ser detectado a 412 nm.  
A atividade da malato-desidrogenase (MDH, E.C. 1.1.1.37) foi avaliada 
segundo o método descrito por Childress e Somero (1979) e Almeida et al. (2016), 
determinada com base na sua reação reversa de conversão de oxaloacetato em 
malato, com consequente oxidação do NADH a NAD+, avaliada por método cinético 
com a 340 nm. 
 
2.3.3 DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO 
ENERGÉTICO DE PROTEÍNAS  
 
As alíquotas preparadas para o metabolismo energético de carboidratos 
também foram utilizadas para a determinação da atividade dos biomarcadores do 
metabolismo energético de proteínas.  
A atividade de glutamato desidrogenase (GLDH, E.C. 1.4.1.3) foi determinada 
segundo Ciardiello et al. (2000) e Syed et al. (1990), por meio do método cinético a 
340 nm a partir da formação de NADH ou NADPH, na reação que ela converte 
glutamato em a-cetoglutarato.  
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A atividade de alanina aminotransferase (AST, E.C. 2.6.1.2) foi determinada a 
partir de kit comercial (Gold Analisa Diagnóstica Ltda, referência: 353, MS 
80022230150), no qual a formação de glutamato e piruvato é medida em uma 
absorbância de 505 nm.  
A atividade de aspartato aminotransferase (ALT, E.C. 2.6.1.1) foi determinada 
a partir de kit comercial (Gold Analisa Diagnóstica Ltda, referência: 352, MS 
80022230149) no qual a formação de glutamato e oxaloacetato é medida em uma 
absorbância de 505 nm. 
  
 
2.4 ANÁLISES ESTATÍSTICAS  
 
O efeito das variáveis independentes, temperatura (21ºC e 31ºC) e tempo de 
exposição (2, 6, 12, 24 e 48 horas) e suas interações foram analisadas usando a 
análise de variância bi-fatorial (ANOVA) para cada biomarcador. Os valores finais dos 
biomarcadores analisados foram normalizados para realização do teste estatístico, e 
o contraste a posteriori foi realizado pelo pacote emmeans (LENTH, 2020) usando o 
método de Tukey. Os valores estão apresentados como a média e o erro padrão da 
média nos gráficos montados através do pacote ggplot2 (WICKHAM, 2016). A análise 
MANOVA foi utilizada para testar a diferença de resposta enzimática entre os três 
órgãos avaliados. Uma análise multivariada, principal components analysis (PCA), foi 
realizada com os pacotes factoextra (KASSAMBARA; MUNDT, 2019) e FactoMineR 
(LE; JOSSE; HUSSON, 2008) para investigar quais biomarcadores do estresse 
oxidativo e do metabolismo energético de carboidratos e de proteínas foram 
importantes descritores os três órgãos analisados. Todas as análises estatísticas 













Houve a mortalidade de cinco indivíduos durante o experimento, três em 2h, 
um em 6h e um em 12h quando submetidos ao choque térmico de 31ºC. 
Os resultados serão apresentados inicialmente por tecido no qual as enzimas 
foram avaliadas, seguida de uma apresentação conjunta realizando uma abordagem 
sistêmica das enzimas entre os tecidos. Os resultados discutidos neste trabalho são 
preferencialmente sobre a interação das duas variáveis independentes (tempo e 
temperatura), que efetivamente avalia nossa hipótese. 
 
3.1  EFEITOS DO CHOQUE TÉRMICO DE ALTA TEMPERATURA NAS 
BRÂNQUIAS DE Psalidodon bifasciatus 
 
3.1.1 BRÂNQUIAS - DEFESA ANTIOXIDANTE E MARCADORES DE DANO 
 
A atividade de SOD em P. bifasciatus foi menor em 6h (𝐅𝟐,𝟒𝟖  = 3,00, p = 0,0044) 
(FIGURA 6A) a 31ºC em comparação 21ºC, bem como variações ao longo do tempo 
em cada tratamento. As atividades de CAT (FIGURA 6B), GPx (FIGURA 6C), GR 
(FIGURA 6E) e GST (FIGURA 6F) e concentração de GSH (FIGURA 6D) nas 
brânquias não apresentaram diferença significativa na interação das variáveis 
independentes (tempo e temperatura). O biomarcador de dano LPO em P. bifasciatus 
mostrou maior concentração a 31ºC em 2h ( 𝐅𝟐,𝟒𝟕= 4,59, p = 0,035) em relação a 21ºC, 
porém em 24h (𝐅𝟐,𝟒𝟕 = 5,55, p = 0,0206) e 48h (𝐅𝟐,𝟒𝟕 = 9,28, p = 0,003) apresentou 
menor concentração em 31ºC quando comparado ao controle, e houve diferenças 
entre os tempos de exposição dentro de cada condição experimental, que pode ser 
observado na FIGURA 6G. O biomarcador de dano PCO mostrou uma menor 
concentração em 24h ( 𝐅𝟐,𝟒𝟗= 7,57, p = 0,0073) e 48h ( 𝐅𝟐,𝟒𝟗= 18,80, p <0,001) a 31ºC 
quando comparada ao controle. Além disso, a PCO apresentou diferenças entre os 
tempos de exposição dentro de cada condição experimental, que pode ser observado 
na FIGURA 6H.  
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FIGURA 6 - ATIVIDADES DE ENZIMAS DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE E CONCENTRAÇAO DE GSH, LPO E PCO NAS BRÂNQUIAS DE 
Psalidodon bifasciatus
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. Os números acima das barras indicam 
diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes tempos de exposição dentro de cada condição experimental (cada tempo de 
exposição representado pelo seu número de horas). Enzimas: SOD - superóxido dismutase; CAT - catalase; GPx - glutationa 
peroxidase; GR - glutationa redutase; GST – glutationa-s-transferase. Tióis não-proteicos: GSH – glutationa reduzida. Medidores de 
dano: LPO – lipoperoxidação; PCO – carbonilação de proteínas. 





3.1.2 BRÂNQUIAS – BIOMARCADORES DO METABOLISMO ENERGÉTICO DE 
CARBOIDRATOS 
 
A HK em P. bifasciatus apresentou maior atividade a 31ºC em 2h (𝐅𝟐,𝟒𝟕  = 4,60, 
p = 0,034) e 48h (𝐅𝟐,𝟒𝟕  = 7,0, p = 0,0093) quando comparada à 21ºC, enquanto em 
6h (𝐅𝟐,𝟒𝟕  = 8,63, p = 0,0041) à 31ºC, a atividade foi menor quando comparada à 21ºC, 
e apresentou variação entre os tempos de exposição dentro de cada condição 
experimental, que pode ser observado na FIGURA 7A. A atividade de PFK foi menor 
em 2h (𝐅𝟐,𝟒𝟕  = 4,78, p = 0,03) à 31ºC e maior em 48h (𝐅𝟐,𝟒𝟕  = 4,76, p = 0,03) em 
comparação à 21ºC, e apresentou variação entre os tempos de exposição dentro de 
cada condição experimental, que pode ser observado na FIGURA 7B. As atividades 
de PK (FIGURA 7C), G6PDH (FIGURA 7D), LDH (FIGURA 7E) e CS (FIGURA 7F) 
nas brânquias não apresentaram diferenças significativa na interação das variáveis 
independentes (tempo e temperatura). A atividade em MDH apresentou-se menor a 
31ºC em 6h (𝐅𝟐,𝟒𝟕  = 4,22, p = 0,0042) quando comparada à 21ºC, enquanto em 48h 
(𝐅𝟐,𝟒𝟕  = 9,64, p = 0,0025) a atividade foi maior a 31ºC quando comparada ao controle, 
e apresentou variação entre os tempos de exposição dentro de cada condição 






FIGURA 7 - ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS NAS BRÂNQUIAS DE Psalidodon bifasciatus 
 
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. Os números acima das barras indicam 
diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes tempos de exposição dentro de cada condição experimental (cada tempo de exposição 
representado pelo seu número de horas). Enzimas: HK – hexoquinase; PFK – fosfofrutoquinase; PK – piruvato quinase; G6PDH - gligose-
6-fosfato desidrogenase; LDH - lactato desidrogenase; CS – citrato sintase; MDH – malato desidrogenase. 





3.1.3 BRÂNQUIAS – BIOMARCADORES DO METABOLISMO ENERGÉTICO DE 
PROTEÍNAS 
 
As atividades de GLDH (FIGURA 8A) e ALT (FIGURA 8C) nas brânquias de P. 
bifasciatus não apresentaram diferença significativa na interação das variáveis 
independentes. A única enzima do metabolismo energético de proteínas nas 
brânquias de P. bifasciatus que apresentou diferença significativa em sua atividade 
na interação das variáveis independentes (tempo e temperatura) foi AST no tempo de 
exposição de 6h (𝐅𝟐,𝟒𝟖  = 9,64, p = 0,00029), que foi menor a 31ºC em relação a 21ºC, 
que também apresentou variação entre os tempos de exposição dentro de cada 
condição experimental, que pode ser observado na FIGURA 8B. 
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FIGURA 8 - ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE PROTEÍNAS NAS BRÂNQUIAS DE 
Psalidodon bifasciatus 
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. Os 
números acima das barras indicam diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes tempos de 
exposição (cada tempo de exposição representado pelo seu número de horas). Enzimas: GLDH – 
glutamato desidrogenase; AST – aspartato aminotransferase; ALT – alanina aminotransferase. 





3.2 EFEITOS DO CHOQUE TÉRMICO DE ALTA TEMPERATURA NO FÍGADO DE 
Psalidodon bifasciatus 
 
3.2.1 FÍGADO – BIOMARCADORES DE DEFESA ANTIOXIDANTE E 
MARCADORES DE DANO 
 
As enzimas SOD (FIGURA 9A), CAT (FIGURA 9B), GPx (FIGURA 9C), GR 
(FIGURA 9E), e concentração de LPO (FIGURA 9G) e PCO (FIGURA 9H) no fígado 
de P. bifasciatus não apresentaram diferenças significativas na interação das variáveis 
independentes.  
A concentração de GSH apresentou variação em 12h (𝐅𝟐,𝟒𝟖 = 6,04, p = 0,016), 
24h (𝐅𝟐,𝟒𝟖 = 4,10, p = 0,046) e 48h (𝐅𝟐,𝟒𝟖 = 7,85, p = 0,0063) , sendo maior em 31ºC 
para 12 e 48h com relação a 21ºC e menor em 31ºC em 24h com relação a 21ºC, e 
apresentou variação ao longo dos tempos de exposição dentro de cada condição 
experimental, que pode ser observado na FIGURA 9D.  
A GST (FIGURA 9F) no fígado de P. bifasciatus foi maior em 12h (𝐅𝟐,𝟒𝟖 = 6,64, 
p = 0,0116) a 31ºC em comparação a 21ºC, e apresentou variação entre os tempos 
de exposição dentro de cada condição experimental. 
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FIGURA 9 - ATIVIDADES DE ENZIMAS DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE E CONCENTRAÇAO DE GSH, LPO E PCO NO FÍGADO DE 
Psalidodon bifasciatus 
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. Os números acima das barras indicam 
diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes tempos de exposição (cada tempo de exposição representado pelo seu número de 
horas). Enzimas: SOD - superóxido dismutase; CAT - catalase; GPx - glutationa peroxidase; GR - glutationa redutase; GST – glutationa-s-
transferase. Tióis não-proteicos: GSH – glutationa reduzida. Medidores de dano: LPO – lipoperoxidação, PCO – carbolinação de proteínas. 




3.2.2 FÍGADO – BIOMARCADORES DO METABOLISMO ENERGÉTICO DE 
CARBOIDRATOS 
 
As enzimas GP (FIGURA 10A), HK (FIGURA 10C), PFK (FIGURA 10D), PK 
(FIGURA 10E), G6PDH (FIGURA 10F), LDH (FIGURA 10G) e MDH (FIGURA 10I) não 
apresentaram diferenças significativas na interação das variáveis independentes no 
fígado de P. bifasciatus.  
A atividade de G6Pase foi menor em 2h (𝐅𝟐,𝟒𝟗 = 5,86, p = 0,017) a 31ºC em 
relação a 21ºC, e variou ao longo dos tempos de exposição dentro de cada condição 
experimental, que pode ser observado na FIGURA 10B.  
A CS apresentou menor atividade em 12h (𝐅𝟐,𝟒𝟕 = 4,62, p = 0,034) e maior em 
24h (𝐅𝟐,𝟒𝟕 = 8,45, p = 0,0046) à 31ºC em comparação a 21ºC, e variou ao longo dos 
tempos de exposição dentro de cada condição experimental, como pode ser 




FIGURA 10 - ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS NO FÍGADO DE Psalidodon bifasciatus
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. 
Os números acima das barras indicam diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes 
tempos de exposição (cada tempo de exposição representado pelo seu número de horas). 
Enzimas: GP – glicogênio fosforilase; G6Pase – glicose-6-fosfatase; HK – hexoquinase; PFK – 
fosfofrutoquinase; PK – piruvato quinase; G6PDH – glicose-6-fosfato desidrogenase. 
 FONTE: A autora, 2021.  
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3.2.3 FÍGADO – BIOMARCADORES DO METABOLISMO ENERGÉTICO DE 
PROTEÍNAS 
 
Nenhuma enzima do metabolismo energético de proteínas apresentou 
alteração em relação a interação das variáveis independentes (tempo e temperatura) 
no fígado de P. bifasciatus.  
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FIGURA 11 - ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE PROTEÍNAS NO FÍGADO DE 
Psalidodon bifasciatus 
 
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. 
Os números acima das barras indicam diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes tempos 
de exposição (cada tempo de exposição representado pelo seu número de horas). Enzimas: GLDH 
– glutamato desidrogenase; AST – aspartato aminotransferase; ALT – alanina aminotransferase. 
FONTE: A autora, 2021. 
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3.3 EFEITOS DO CHOQUE TÉRMICO DE ALTA TEMPERATURA NO RIM DE 
Psalidodon bifasciatus 
 
3.3.1 RIM – BIOMARCADORES DA DEFESA ANTIOXIDANTE E MARCADORES 
DE DANO 
 
A SOD no rim de P. bifasciatus 48h apresentou maior atividade a 31ºC em 
relação a 21ºC (𝐅𝟐,𝟒𝟗 = 5,11, p = 0,026) e apresentou variação ao longo dos tempos 
de exposição dentro de cada condição experimental, que pode ser observado na 
FIGURA 12A. Enquanto a CAT em 48h (𝐅𝟐,𝟒𝟗 = 12,32, p = 0,0007) foi menor a 31ºC 
em relação ao controle e apresentou variação ao longo dos tempos de exposição 
dentro de cada condição experimental, que pode ser observado na FIGURA 12B.  
A atividade da enzima GPx (FIGURA 12C) e a concentração de LPO (FIGURA 
12G) no rim não apresentaram diferenças significativas na interação das variáveis 
independentes.  
A concentração de GSH apresentou maior atividade a 31ºC quando comparada 
à 21ºC em 24h (𝐅𝟐,𝟒𝟕 = 15,17, p = 0,0002) e em 48h (𝐅𝟐,𝟒𝟕 = 5,26, p = 0,024) a atividade 
foi menor a 31ºC com relação a 21ºC, e apresentou variação ao longo dos tempos de 
exposição dentro de cada condição experimental, que pode ser observado na FIGURA 
12D. O mesmo comportamento pode ser observado na GR (FIGURA 12E) em 24 (𝐅𝟐,𝟒𝟗 
= 28,94, p = <0,0001) e 48h (𝐅𝟐.𝟒𝟗 = 7,32 p = 0,0084), bem como a variação ao longo 
do tempo dentro de cada condição experimental. A GST em 48h (𝐅𝟐,𝟒𝟗 = 10,43, p = 
0,0018) apresentou maior atividade a 21ºC com relação a 31ºC e variou ao longo dos 
tempos de exposição dentro de cada condição experimental, que pode ser observado 




FIGURA 12 - ATIVIDADES DE ENZIMAS DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE E CONCENTRAÇAO DE GSH, LPO E PCO NO RIM DE Psalidodon 
bifasciatus 
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. Os números acima das barras indicam 
diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes tempos de exposição (cada tempo de exposição representado pelo seu número de horas). 
Enzimas: SOD - superóxido dismutase; CAT - catalase; GPx - glutationa peroxidase; GR - glutationa redutase; GST – glutationa-s-transferase. 




3.3.2 RIM – BIOMARCADORES DO METABOLISMO ENERGÉTICO DE 
CARBOIDRATOS 
 
As atividades das enzimas G6Pase (FIGURA 13A), HK (FIGURA 13B), PFK 
(FIGURA 13C), PK (FIGURA 13D), LDH (FIGURA 13F), CS (FIGURA 13G) e MDH 
(FIGURA 13H) não apresentaram diferenças significativas na interação das variáveis 
independentes no rim de P. bifasciatus. A atividade de G6PDH foi maior em 48h (𝐅𝟐,𝟒𝟖 
= 25,09, p <0,05) a 31ºC em relação a 21ºC e apresentou variação ao longo dos 
tempos de exposição dentro de cada condição experimental, que pode ser observado 
na FIGURA 13E.  
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FIGURA 13 - ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS NO RIM DE Psalidodon bifasciatu
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. Os números acima das barras indicam 
diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes tempos de exposição (cada tempo de exposição representado pelo seu número de 
horas). Enzimas: G6Pase – gligose-6-fosfatase; HK – hexoquinase; PFK – fosfofrutoquinase; PK – piruvato quinase; G6PDH – glicose-6-
fosfato desidrogenase; LDH - lactato desidrogenase; CS – citrato sintase; MDH – malato desidrogenase 





3.3.3 RIM – BIOMARCADORES DO METABOLISMO ENERGÉTICO DE 
PROTEÍNAS 
 
Nenhuma enzima do metabolismo energético de proteína apresentou alteração 
no rim de P. bifasciatus. A GLDH (FIGURA 14A) não apresentou diferenças 





 FIGURA 14 - ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE PROTEÍNAS NO RIM DE 
Psalidodon bifasciatus
NOTA: Os asteriscos (*) representam diferença significativa (p<0,05) entre controle e tratamento. Os 
números acima das barras indicam diferenças significativas (p<0.05) entre os diferentes tempos de 
exposição (cada tempo de exposição representado pelo seu número de horas). Enzimas: GLDH – 
glutamato desidrogenase; AST – aspartato aminotransferase; ALT – alanina aminotransferase. 




3.4  EFEITOS DO CHOQUE TÉRMICO DE ALTA TEMPERATURA EM Psalidodon 
bifasciatus: VARIAÇÃO ENTRE ÓRGÃOS 
3.4.1 BIOMARCADORES DA DEFESA ANTIOXIDANTE E MARCADORES DE 
DANO 
Todos os biomarcadores avaliados associados ao sistema de defesa 
antioxidante em P. bifasciatus apresentaram diferença significativa entre os três 
órgãos (p < 0.05). A diferença de enzimas antioxidantes entre brânquias, fígado e rim 
pode ser observada na FIGURA 15. O primeiro eixo da PCA explica 35,7% da variação 
entre os órgãos, representada pela enzima GST. O segundo eixo explica 23,5% da 
variação entre os órgãos, representada pela concentração de GSH. O terceiro eixo 
explica 17,4% da variação entre os órgãos, representado pela enzima GR. Juntos, os 
três primeiros eixos explicam 76,6% da diferença de respostas do sistema de defesa 
antioxidante entre os órgãos. 
FIGURA 15 - BIPLOT DE PCA DE ENZIMAS E CONCENTRAÇÃO DE GSH DO SISTEMA 
ANTIOXIDANTE NOS TRÊS ÓRGÃOS AVALIADOS 
NOTA: Os valores das enzimas foram normalizados para essa análise multivariada devido à sua alta 
variação. As elipses foram demarcadas no intervalo de confiança de 95%. 




3.4.2 BIOMARCADORES DO METABOLISMO ENERGÉTICO DE 
CARBOIDRATOS 
 
Todos os biomarcadores avaliados do metabolismo energético de carboidratos 
em P. bifasciatus apresentaram diferença significativa entre os três órgãos (p<0.05). 
A diferença de enzimas do metabolismo de carboidrato entre brânquia, fígado e rim 
pode ser observada na FIGURA 16. O primeiro eixo da PCA explica 48,2% da variação 
entre os órgãos, representada pela enzima G6PDH. O segundo eixo explica 19,1% da 
variação entre os órgãos, representada pela enzima CS. O terceiro eixo explica 12,7% 
da variação entre os órgãos, representado pela enzima LDH. Juntos, os três primeiros 
eixos explicam 80% da diferença de respostas do metabolismo energético de 
carboidratos entre os órgãos. 
FIGURA 16 - BIPLOT DE PCA DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS NOS TRÊS 
ÓRGÃOS AVALIADOS 
NOTA: Os valores das enzimas foram normalizados para essa análise multivariada devido 
à sua alta variação. As elipses foram demarcadas no intervalo de confiança de 95%.  




3.4.3 BIOMARCADORES DO METABOLISMO ENERGÉTICO DE PROTEÍNAS 
 
Todos os biomarcadores avaliados do metabolismo energético de proteínas em 
P. bifasciatus apresentaram diferença significativa entre os três órgãos (p<0.05). A 
diferença de enzimas do metabolismo de carboidrato entre brânquia, fígado e rim pode 
ser observada na FIGURA 17. O primeiro eixo da PCA explica 63,7% da variação 
entre os órgãos, representada pela enzima GLDH. O segundo eixo explica 26,8% da 
variação entre os órgãos, representada pela enzima AST. O terceiro eixo explica 9,5% 
da variação entre os órgãos, representado pela enzima ALT. Juntos, os três primeiros 
eixos explicam 100% da diferença de respostas do metabolismo energético de 
proteínas entre os órgãos. 
FIGURA 17 - BIPLOT DE PCA DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE PROTEÍNAS NOS TRÊS 
ÓRGÃOS AVALIADOS 
NOTA: Os valores das enzimas foram normalizados para essa análise multivariada devido à sua alta 
variação. As elipses foram demarcadas no intervalo de confiança de 95%.  






Experimentos laboratoriais utilizando peixes têm fornecido um insight no 
potencial de resposta de indivíduos aos curtos e/ou longos estresses térmicos. Esses 
experimentos geram informações sobre a capacidade de resposta fisiológica de 
populações e espécies, principalmente sobre a sua plasticidade de adaptação e 
potencial de sobrevivência frente a mudanças nos regimes ambientais (OOMEN; 
HUTCHINGS, 2017). 
Neste trabalho, algumas atividades enzimáticas de P. bifasciatus não foram 
moduladas frente ao estressor térmico, mostrando variação apenas ao longo do tempo 
de exposição. Os peixes foram alimentados diariamente durante a manhã por todo o 
período de aclimatação e experimentação, portanto, supõe-se que seu relógio interno 
se flexibilizou para o comportamento diurno, corroborado pela variação de resposta 
(i.e. aumento ou redução) na atividade enzimática que não variaram frente ao choque 
de temperatura, em sua grande maioria, durante o fotoperíodo de luz. O ritmo diário 
de atividade enzimática tem sido reportado de estar sob o controle circadiano, tanto 
no metabolismo energético de carboidratos e (HERNÁNDEZ-PEREZ et al. 2015, 
2017), no metabolismo energético de proteínas (NAVARRO-GUILLÉN et al., 2017) 
quanto no sistema de defesa antioxidante (LAZADO et al. 2015; VERA; MIGAUD, 
2016).  
Os peixes exibem uma característica rítmica única, pois possuem um sistema 
circadiano flexível, que permite que alterem seu comportamento de diurno para 
noturno, e vice-versa, dependendo de fatores como o horário de alimentação 
(MADRID et al. 2001, LÓPEZ-OLMEDA et al. 2012). Esse comportamento também foi 
observado em um estudo feito por Hernández-Pérez et al. (2019) no fígado de 
Oncorhynchus mykiss onde houve a redução de atividades de enzimas do 
metabolismo energético de carboidrato frente à um estresse crônico, com variações 
diárias. Similarmente, outro estudo feito em brânquias de Salmo salar por Lazado et 
al. (2020) frente à estressores químicos foi mostrado a forte relação do sistema de 





4.1 EFEITOS DO CHOQUE TÉRMICO DE ALTA TEMPERATURA NAS 
BRÂNQUIAS DE Psalidodon bifasciatus 
 
Em peixes, as brânquias são responsáveis pela captação de 𝑂2 e 
consequentemente são um órgão chave no qual ajustes para manter a performance 
metabólica em temperaturas elevadas devem ser esperadas (BOWDEN et al. 2014). 
No sistema de defesa antioxidante, a SOD está geralmente entre as primeiras 
enzimas a agir contra o estresse oxidativo (CHANDRA et al., 2000; IGHODARO & 
AKINLOYE, 2018). É responsável pela dismutação do radical 𝑂2, em 𝐻2𝑂2, uma 
molécula menos prejudicial que é então decomposta pela CAT e GPx. As brânquias 
de P. bifasciatus apresentaram redução na atividade da SOD em 6h frente ao choque 
térmico porém sua atividade foi posteriormente reestabelecida. Esse padrão também 
foi reportado por Lushchak et al. (2006b) na SOD no cérebro, CAT e GPx no fígado e 
G6PDH no rim de Carassius auratus (goldfish) em ensaios de choque térmico. Os 
autores sugerem que este comportamento pode estar relacionado a inativação térmica 
que ocorreu inicialmente ao longo do tempo de exposição e consequentemente à 
síntese de novas moléculas devido a regulação ascendente do sistema de defesa 
antioxidante, e a mesma situação pode ter ocorrido com P. bifasciatus frente o choque 
térmico.  
Também foi observado em P. bifasciatus o aumento de LPO em 2h, seguido de 
uma redução de sua atividade em 24h e 48h. Em um estudo realizado por Cui et al. 
(2014) avaliando estresse térmico em células hepáticas de Ctenopharyngodon idellus, 
os autores verificaram aumento na concentração de LPO seguida de redução na 
atividade de SOD depois da hipertermia, e consideraram que poderia estar havendo 
um déficit em alguns componentes do sistema de defesa antioxidante. Em outro 
estudo, realizado por Madeira et al. (2017) que avalia o estresse térmico em dois 
peixes tropicais, Abudefduf saxatilis e Scartella cristata, também foi observado 
aumento inicial na concentração de LPO nas brânquias das duas espécies, porém, 
diferentemente do presente trabalho, não foi observada redução de sua concentração 
no último tempo de exposição avaliado. O aumento inicial da concentração de LPO 
pode estar relacionado às alterações fisiológicas iniciais de resposta ao estresse, que 
apesar de não terem sido suficientes para desencadear aumento de resposta das 
enzimas antioxidante nas brânquias de P. bifasciatus, comprova o estado de estresse 
oxidativo naquele momento. O padrão de redução dos níveis de LPO foi observado 
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por Rossi et al. (2017) em brânquias de Hoplosternum littorale após 21 dias frente a 
aclimatação térmica de 33ºC. Segundo as autoras, essa redução pode indicar que 
mecanismos de degradação de lipídios danificados estão ocorrendo (ROSSI et al., 
2017), visto que sinais de estresse podem desencadear mecanismos de reparo (CUI 
et al., 2014).  
As brânquias de P. bifasciatus também apresentaram redução na concentração 
de PCO. Em um estudo feito por Madeira et al. 2016 com aclimatação térmica de alta 
temperatura em larvas de Spaurus aurata, a PCO reduziu drasticamente em altas 
temperaturas e os autores sugerem que isso pode ter ocorrido pois o dano oxidativo 
estava sendo contrabalanceado com a ativação das enzimas do sistema de defesa 
antioxidante, visto que a redução de oxidação proteica está relacionada a aumentos 
em funções fisiológicas (LEBLANC et al. 2012). No entanto, não foi isso que ocorreu 
no presente estudo. As enzimas CAT, GPx, GR, GST e o tióis (GSH) em P. bifasciatus 
não apresentaram alteração em sua atividade e concentração frente ao choque 
térmico. Alguns autores sugerem que o aumento de temperatura pode resultar em um 
aumento do estado reativo de enzimas, e que esse aumento pode ser suficiente para 
metabolizar EROs, sem que a síntese de novo das enzimas precise ocorrer 
(ALMROTH et al., 2015; ROSSI et al. 2017). Sugere-se que esse padrão pode ter 
ocorrido nas brânquias de P. bifasciatus em 24h e 48h de exposição ao choque 
térmico.  
Em enzimas do metabolismo energético de carboidrato deste estudo, ocorreu 
um aumento na atividade de HK em 2h seguida de redução em 6h, e redução de PFK 
em 2h com posterior aumento de sua atividade em 48h nas brânquias frente ao 
choque térmico de alta temperatura. O aumento da atividade de HK e a concomitante 
redução da atividade de PFK em 2h pode indicar a ativação da via Pentose Fosfato, 
uma rota alternativa de catabolismo de glicose, na primeira resposta frente ao choque 
térmico nas brânquias de P. bifasciatus mesmo que a G6PDH não tenha mostrado 
aumento de atividade. Visto que é comum em células que são constantemente 
expostas a EROs ativar a via das pentoses afim de gerar grandes quantidades de 
NADPH necessária para minimizar os efeitos deletérios do estresse oxidativo 
(NELSON; COX, 2017). Isso foi observado em um estudo realizado por Wen et al. 
(2018) em brânquias de Symphysodon aequifasciatus frente a choque térmico de 
baixa temperatura e por Abdel-Tawwab & Wafeek (2017) no fígado de Oreochromis 
niloticus que apresentou predominância da via pentose fosfato frente à altas 
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temperaturas. A diminuição da atividade da HK em 6h pode estar relacionada com o 
acúmulo de glicose-6-fosfato, que é o próprio produto de HK que inibe sua atividade 
de através de um feedback negativo de regulação. Ademais, HK detecta a 
disponibilidade de glicose através da regulação para utilizar como um nexo crítico de 
integração do estado metabólico, garantindo a homeostase e fornecimento energético 
(TAN & MIYAMOTO, 2015). 
O aumento na atividade de PFK nas brânquias em 48h pode indicar a 
necessidade de adenosina 5’-trifosfato (ATP) devido ao estresse causado pela 
temperatura nesse tempo de exposição. A PFK aumenta sua atividade sempre que o 
suprimento de ATP da célula é comprometido devido à um aumento de demanda de 
oxigênio em situações de estresse, como pode ser observado para altas temperaturas 
(ABELE et al. 1998; GUILLEN et al. 2019). Em um estudo realizado no peixe antártico 
Notothenia rossi por Guillen et al. (2019) foi identificado que quando submetidos à 
aumentos graduais de temperatura, a atividade de PFK aumentou também em tempos 
tardios nas brânquias. O concomitante aumento de HK também em 48h indica que a 
glicólise aumentou seu potencial para gerar substrato para o ciclo de Krebs ou 
fermentação, indicando aumento da glicólise e respiração celular, corroborado pelo 
aumento de MDH no mesmo horário. 
Em peixes, os aminoácidos constituem um dos maiores substratos de produção 
de energia, que são derivados ou da dieta ou da quebra de tecidos de proteína 
(BEVER et al. 1981; JIA et al. 2017; YANG et al. 2020). A transaminação ou 
deaminação de aminoácidos facilita a via de gliconeogênese. (DALVI et al., 2017). 
Portanto, uma mobilização de aspartato e alanina pela gliconeogênese para produção 
de glicose para cooperar com o estresse era esperado. No entanto, as brânquias de 
P. bifasciatus não apresentaram aumento na atividade de ALT e GLDH frente ao 
choque térmico e em 6h de exposição houve redução da atividade de AST, 
concomitante com a redução da atividade de MDH. Isso pode ter ocorrido devido a 
função de MDH no ciclo de TCA na conversão de oxalacetato, o subproduto da 
transaminação de aspartato para piruvato no citoplasma, que posteriormente é 
utilizado como substrato para a gliconeogênese (CHATTERJEE et al. 2006; KUMAR 
et al. 2012). No último tempo de exposição avaliado (48h) houve um aumento na 
atividade de MDH frente ao choque térmico. A MDH pode ser citosólica, sendo 
importante na gliconeogênese, lipogênese e na lançadeira de malato-aspartato, ou 
mitocondrial, atuando no ciclo do TCA (BASAGLIA, 1989; RIBEIRO et al., 2015). 
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BEECKMANS & KANAREK (2005) observaram que quando havia aumento de AST, 
o oxaloacetato era desviado para lançadeira de malato-aspartato, e quando ocorria o 
aumento de CS o oxaloacetato era desviado para o clico do TCA. O aumento de MDH 
sem o aumento concomitante de AST pode, então, indicar maior utilização do produto 
do ciclo do ácido cítrico para produção de energia requerida para outras atividades 
fisiológicas, mesmo que a CS não tenha se alterado. Esse comportamento em MDH 
também foi observado por Dalvi et al. (2017) em um estudo no fígado de Horabagrus 
brachysoma submetidos a aumentos de temperatura. Similarmente, Kumar et al. 
(2012) também encontrou elevadas atividades de MDH em Labeo rohita devido ao 
estresse térmico, e citou que uma alta atividade de MDH indica maior atividade do 
ciclo de TCA devido à altas demandas de energia.  
 
4.2  EFEITOS DO CHOQUE TÉRMICO DE ALTA TEMPERATURA NO FÍGADO DE 
Psalidodon bifasciatus 
 
O fígado possui extrema importância em ajustes metabólicos frente a 
estressores, como tem sido observado em estudos de estresse térmico de alta 
temperatura (PUROHIT et al. 2014; AKBARZADEH; LEDER, 2016; GALLANT et al. 
2017). Peixes possuem tanto defesas antioxidantes enzimáticas quanto defesas não 
enzimáticas frente ao estresse oxidativo, e dentre as não enzimáticas, GSH é um dos 
maiores reguladores do estado de redox intracelular e tem papel essencial em 
neutralizar EROS e LPO geradas no meio intracelular (ARRIGO, 1999; NAKANO et 
al. 2014). No presente estudo, foi observado alta concentração de glutationa reduzida 
no fígado de P. bifasciatus submetido ao choque térmico nos tempos de exposição de 
12 e 48h à 31ºC, devido a sua síntese de novo. A GSH é oxidada em GSSG, e GR 
catalisa a regeneração de GSH a partir de GSSG usando NADPH como doador de 
elétron, sua síntese de novo parece ter sido ativada pelo aumento na atividade de 
GST (LUSHCHAK et al., 2006ª; MCCARTHY, 2014, SUN et al., 2020). No entanto, 
houve redução de GSH no tempo de 24h, que pode ser explicada pelo fato de que o 
fígado é a principal fonte de glutationa em vertebrados (HERMES-LIMA, 2004; 
NAKANO et al. 2014), e pode ter sido reduzida nesse tempo devido ao fornecimento 
de GSH para outros órgãos. Esse comportamento foi observado por Nakano et al. 
(2014) em Oncorhynchus kisutch (salmão) frente ao choque térmico de alta 
temperatura, no qual os autores sugerem que os níveis de glutationa foram 
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reestabelecidos em plasma e outros órgãos devido à síntese e transporte a partir do 
fígado.  
Dentre as enzimas antioxidantes, GSTs são uma super família multigênica de 
enzimas diméricas e estão envolvidas na detoxificação de poluentes e componentes 
endógenos reativos do metabolismo celular. Certas isoenzimas de GST podem agir a 
fim de conjugar metabólitos que surgem a partir de danos oxidativos e tem a habilidade 
de reduzir hidroperóxidos lipídicos (REGOLI et al., 2011), o que também pode explicar 
o fato de não ter ocorrido aumento de LPO no fígado de P. bifasciatus. A ativação 
dessa enzima sugere um incremento na capacidade de P. bifasciatus de suportar 
estresse oxidativo em 12h de exposição ao choque térmico, corroborado pelo 
concomitante aumento de GSH em 12h que garantiu o aumento de GST. Isso também 
foi sugerido por Madeira et al. (2016a) sobre o aumento de GST no fígado de Sparus 
aurata frente a aclimatação térmica à 34ºC. Hassan et al. (2017) avaliaram expressões 
de enzimas frente ao estresse térmico sazonal em Oreochromis niloticus, e verificaram 
que no verão à 36ºC os peixes apresentaram um aumento na atividade de GST no 
fígado quando comparado com o inverno à 14ºC. Os autores sugerem que esse 
aumento é um ajuste de defesa antioxidante presente em peixes subtropicais em 
áreas com uma ampla variação de temperatura (AMADO et al., 2006; CARVALHO-
NETA 2013). 
Os resultados do presente estudo mostram que as enzimas HK, PFK, PK e 
G6PDH não se alteraram no fígado de P. bifasciatus frente ao choque térmico. O fato 
de que o potencial glicolítico no fígado não se alterou corrobora com o papel principal 
do fígado em respostas frente à um estresse agudo, que é mobilizar glicose 
rapidamente para ser exportada para a corrente sanguínea para ser usada em outros 
tecidos ao invés de ser usada in situ, como foi observado por Lopez-Patino et al. 
(2014) em enzimas da via da glicólise no fígado de Oncorhynchus mykiss (rainbow 
trout) após um curto período de choque térmico de alta temperatura. 
No fígado, a degradação e síntese de glicogênio tem papel essencial em 
regular a glicose do sangue e suprir energia para outros tecidos. O catabolismo de 
glicogênio ocorre através da ação GP, que fornece glicose para energia requerida 
pelos organismos (VORNANEN; HAVERINEN, 2011; POLAKOF et al., 2012). No 
presente estudo, a GP no fígado não apresentou diferenças em sua atividade frente 
ao choque térmico. A estabilidade na atividade dessa enzima pode estar relacionada 
à uma maior tolerância da espécie a variações de temperatura, como foi observado 
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no fígado de Chanos chanos (milkfish) frente à uma aclimatação térmica para baixa 
temperatura por Chang et al. (2018). 
A G6Pase, enzima utilizada para avaliar a capacidade exportadora de glicose 
do fígado para outros tecidos, reduziu no tempo de 2h de exposição frente ao choque 
térmico no fígado de P. bifasciatus. Apesar de carboidratos não serem a principal fonte 
de energia de peixes (WILSON 1994; REN et al. 2015), a redução de G6Pase no 
período inicial de choque térmico à alta temperatura pode indicar uma redução do 
potencial gliconeogênico que pode levar à uma redução na demanda de metabólitos 
de não-carboidratos, como proteínas, e consequentemente uma mobilização de fontes 
de carboidrato para produção de glicose (LEUNG; WOO, 2012), que servem como 
fonte de energia instantânea durante condições de estresse agudo (JAVED; USMANI, 
2015). O contrário foi observado por Dalvi et al. (2017), em maiores temperaturas de 
aclimatação para Horabagrus brachysoma, houve aumento na atividade de G6Pase e 
frutose 1,6-bisfofatase (FBpase), que indica maior uso da via de gliconeogênese, e os 
autores sugerem que a principal fonte de energia para H. brachysoma foram 
aminoácidos. No entanto, essa divergência pode ter ocorrido pois a habilidade de 
utilizar fontes de carboidrato varia entre espécies de peixes e pode ser afetada pela 
diferença na quantidade e fonte de carboidrato na dieta (NRC, 2011; REN et al., 2015). 
Carboidratos são as formas de energia menos custosas para se utilizar em 
animais, e peixes de água quente são capazes de utilizar maiores níveis de 
carboidratos provenientes da dieta, no entanto, a utilização dos mesmos por peixes 
pode variar e permanece indefinida (WILSON 1994; REN et al., 2015). A LDH é a 
enzima inicial da via anaeróbica em qual reversivelmente converte piruvato em lactato 
e está envolvida também na gliconeogênese no fígado. É considerada um bom 
indicador de estresse pois geralmente sua atividade aumenta frente à um estressor 
(MOON; FOSTER, 1995; DALVI et al., 2017). Enquanto a LDH tem função no 
metabolismo anaeróbico, a CS é usada no metabolismo aeróbico e, portanto, essas 
enzimas tendem a estar inversamente relacionadas, geralmente quando uma está 
mais ativa a outra estará menos (ORREGO et al., 2011, CAMPOS et al., 2017).  
A CS é a primeira enzima no ciclo do TCA, localizada no citoplasma da 
mitocôndria, utilizada como um biomarcador enzimático para o conteúdo de 
capacidade aeróbica da mitocôndria e produção de energia (KONRADT; 
BRAUNBECK, 2001; TUGIYONO; GAGNON, 2002), tem função de catalisar a 
conversão de oxalacetato em citrato. A redução em 12h da atividade de CS no fígado 
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de P. bifasciatus pode indicar condição anaeróbica à nível celular, apesar de não ter 
ocorrido concomitante aumento na atividade de LDH. Em um estudo realizado em 
Squalius carolitertii por Jesus et al. (2018) foi observado que frente ao choque térmico 
e acidificação, houve aumento da atividade de LDH e redução da atividade de CS. Os 
autores sugerem que a atividade de LDH aumentou para compensar o aumento da 
taxa metabólica devido ao aumento de temperatura, visto que a atividade de LDH 
geralmente aumenta frente a condições de estresse e a atividade de CS diminui 
quando o oxigênio está escasso (CAMPOS et al., 2017). No fígado, o metabolismo 
aeróbico é predominante (HINTON et al. 2009), então, no tempo de 24h de exposição, 
quando houve um aumento na atividade de CS em P. bifasciatus, sugere-se uma 
compensação de recuperação pela redução inicial e maior utilização tardia do 
metabolismo aeróbico. Orrego et al. (2011) observaram um comportamento diferente 
(i. e. aumento de LDH e não alteração de CS) no fígado de Oncorhynchus mykiss 
submetidos à anoxia e os autores sugerem um aumento na taxa de glicólise devido 
às limitações de oxigênio, como em situações de estresse.  
Apesar de serem diferentes condições, a resposta de aumento de LDH pode 
não ser viável em um período mais longo de choque térmico agudo, visto que o 
metabolismo anaeróbico requer um número finito de substratos fermentados e pode 
gerar toxicidade (ROSA et al., 2016). Portanto, a resposta de P. bifasciatus em CS em 
24h frente ao choque térmico parece ser capaz de manter a homeostase a longo 
prazo, devido a ativação da via metabólica aeróbica ao invés da anaeróbica. 
Similarmente, Campos et al. (2019) analisaram peixes amazônicos em diferentes 
cenários de mudanças climáticas e observaram que Hyphessobrychon melazonatus 
também aumentou a oxidação aeróbica no músculo (detectado pelo aumento da 
atividade de CS) frente ao aumento de temperatura, porém outras duas espécies 
avaliadas não mostraram esse comportamento. Os autores sugerem que essa 
divergência em respostas enzimáticas para suprir a demanda energética pode estar 
firmemente relacionada ao estilo de vida e comportamento natatório do peixe.  
Diferente de animais terrestres, os peixes são eficientes em utilizar fontes 
diferentes de carboidrato para produção de energia (MOON; FOSTER, 1995), como 
aminoácidos, que constituem um dos maiores substratos para produção de energia 
em peixes (BEVER et al., 1981; DALVI et al. 2017). A importante função de GLDH é 
de transferir o grupo amino dos aminoácidos para 𝛼-cetaglurarato para produzir 
glutamato. A oxidação de glutamato no ciclo do TCA gera um aumento de energia, 
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apesar de pequeno (NAVEED et al. 2010). Hari & Neeraja (2011) avaliaram a atividade 
de GLDH no fígado de Cyprinus carpio frente a amônia como estressor, e observaram 
um aumento em sua atividade, que os autores assumem ter ocorrido devido ao fato 
da GLDH ajudar em fornecer cetoácidos para o ciclo de TCA para compensar a crise 
energética frente ao estressor. Madeira et al. (2017) observaram no teleósteo Sparus 
aurata que após o 21º dia frente à onda de calor os peixes apresentaram uma redução 
na atividade de GLDH, e os autores sugerem que essa redução está relacionada à 
ativação de diferentes vias para suprir a demanda energética. Diferentemente, no 
presente estudo não houve alterações na atividade enzimática de GLDH. Isso pode 
ter ocorrido porque exposições à altas temperaturas induzem um desvio metabólico 
em direção ao metabolismo de carboidratos e a formação de depósitos de glicogênio, 
como sugerem alguns estudos (BRODTE et al., 2006; WINDISCH et al., 2011, 2014; 
MADEIRA et al. 2017).  
Várias descobertas indicam que estressores ambientais podem aumentar 
também a atividade de AST e ALT em peixes, enzimas importantes do metabolismo 
de aminoácidos capazes de monitorar a variação na fisiologia de peixes teleósteos 
frente a estressores (CHENG et al. 2017; CHENG et al. 2018). No presente estudo, 
no entanto, não houve alteração de AST e ALT no fígado de P. bifasciatus. Wang et 
al. (2019) verificaram em Sander lucioperca (pikeperch) submetidos ao estrese 
térmico de aumento gradual até atingir 29ºC, que em tempos de exposição iniciais 
houve um aumento de AST e ALT, porém, depois de 3h de exposição as atividades 
dessas enzimas reduziram para valores próximos ao grupo controle do experimento. 
Os autores sugeriram que esse fato estaria relacionado à uma disfunção do tecido 
hepático frente ao estresse térmico. Como não houve alteração nos níveis dessas 
enzimas em nenhum dos tempos de exposição ao choque térmico e nem diferença 
quando comparado ao controle no fígado de P. bifasciatus, sugerimos que os níveis 
presentes de AST e ALT sejam suficientes para suprir a demanda energética. 
 
4.3 EFEITOS DO CHOQUE TÉRMICO DE ALTA TEMPERATURA NO RIM DE 
Psalidodon bifasciatus 
 
O rim de P. bifasciatus foi o órgão avaliado que apresentou maior variação nas 
atividades enzimáticas do sistema antioxidante frente ao choque térmico. A redução 
da atividade de CAT após 48h de exposição ao choque térmico no rim pode ser 
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atribuída ao aumento do influxo de radicais superóxido, que é reportado por inibir a 
atividade da CAT (KONO; FRIDOVICH, 1982; WILHELM, 1996; ATLI et al. 2006; 
MADEIRA et al. 2013). Essa indicação também é coerente com o simultâneo aumento 
da atividade de SOD neste mesmo período, provavelmente induzido pelo aumento de 
superóxido no ambiente celular, comportamento sugerido por Kaur et al. (2005) 
conforme foi observado no rim de Channa punctate submetido ao choque térmico. 
Similarmente, Madeira et al. (2013) observaram inibição da atividade de CAT no 
músculo de Diplodus vulgaris uma frente ao aumento de temperatura.  
A redução da atividade de outras enzimas, como GST, GR e concentração de 
GSH também pode ser observada no rim de P. bifasciatus em alguns tempos de 
exposição. O estresse térmico pode causar alterações enzimáticas que levam a 
diminuição da capacidade do órgão de responder a situações de estresse oxidativos, 
podendo causar profundas perturbações nas funções principais do órgão, como 
funções osmorregulatórias e hematopoiéticas em peixes, logo, a resposta do sistema 
de defesa antioxidante para neutralização de EROs em organismos submetidos ao 
estresse oxidativo pode falhar (ELIA et al., 2003; SHERIFF et al. 2014). Por outro lado, 
antes da diminuição da atividade de GR e da concentração de GSH em 48 horas, 
houve um aumento em relação ao controle no tempo imediatamente anterior (24 
horas), que indica que o aumento de GR garantiu maior ciclagem de GSH e 
consequentemente aumento da concentração dessa molécula. Portanto, é possível 
que a capacidade de eliminação de EROs tenha sido aumentada suficientemente em 
24 horas, sem necessidade de um aumento subsequente. Seguindo este pensamento, 
em 48h a redução de GR pode ter causado imediata redução de GSH que levou 
também a redução de GST. 
 A ideia de que a capacidade foi suprida de maneira suficiente no rim pelo 
aumento das atividades de SOD, GR e GSH pode ser corroborada pelo fato de que 
não houve aumento de dano lipídico, como pode ser observado pelos níveis 
constantes de LPO. Costa-Silva et al. (2015) também observaram um aumento na 
atividade de SOD no músculo de Astyanax sp. expostos a efluentes urbanos e 
confirmaram que esse aumento protege macromoléculas de danos devido ao fato de 
sua função de remoção de radicais livres.  
O rim nos peixes representa um tecido crucial envolvido em respostas de 
estresse (YANG et al., 2020). Além disso, é sabido que uma compensação fisiológica 
frente a estressores é um processo de demanda de energia que requer mobilização 
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de substratos energéticos para lidar com o estresse (COSTAS et al., 2011; ZHOU et 
al., 2011). No entanto, o rim de P. bifasciatus não apresentou variação em HK, PFK, 
PK e LDH (metabolismo de carboidratos) e MDH e CS (metabolismo aeróbico) frente 
ao aumento agudo de temperatura. Um comportamento similar foi observado por 
Jesus et al. 2018 no músculo de S. torgalensis em resposta à aumentos de 3 graus 
de temperatura, no qual as atividades de LDH e de CS não se alteraram, mostrando 
que a espécie parece ser capaz de manter a homeostase metabólica frente ao 
estressor. Contrariamente, Li et al. (2020) avaliaram a atividade de HK, PK, MDH e 
LDH no fígado de Ctenopharyngodon idella com relação ao estresse térmico de alta 
temperatura juntamente à exposição a Hg2+, no qual observou-se um aumento das 
atividades dessas enzimas conforme a temperatura aumentava, o que atesta a maior 
necessidade de energia para manter a homeostase. No rim de um peixe tropical, 
Poecilia vivipara, foi constatado por Zebral et al. (2020) que um aumento gradual de 
6ºC na temperatura não causou um desbalanço nas atividades das enzimas do 
metabolismo energético avaliadas (PK, CS e LDH). Os autores afirmam que essa 
espécie demonstra ter uma marcante habilidade para compensar os efeitos do 
estresse térmico e manter a homeostase sem necessidade de ajustes bioquímicos. 
Pode se inferir, portanto, que P. bifasciatus demonstra-se capaz de manter a demanda 
energética no rim sem a necessidade de alteração nas atividades enzimáticas tanto 
do metabolismo aeróbico quanto do metabolismo anaeróbico de carboidratos. 
A única enzima do metabolismo de carboidratos que aumentou sua atividade 
no rim de P. bifasciatus foi a G6PDH, no tempo de exposição de 48h frente ao choque 
térmico. A G6PDH catalisa a primeira reação da via de pentose fosfato, uma via 
importante para produção de NADPH celular. A NADPH é usada para a regeneração 
de glutationa reduzida (GSH), que tem papel importante na regulação do estado redox 
intracelular por fornecer reduzidos equivalentes para as vias antioxidantes 
(LEOPOLD; LOSCALZO, 2000). O aumento de G6PDH no rim de P. bifasciatus 
sugere a ativação da via de pentose fosfato. Não obstante, sugere-se que essa maior 
atividade pode ser uma resposta à maior demanda de NADPH nas células para tentar 
reduzir os efeitos oxidativos causados pelo aumento de temperatura, visto que 
NADPH é utilizado pela GR para produzir GSH, que é um importante tiol não proteico 
envolvido na defesa celular (ARRIGO, 1999; LUSHCHAK et al., 2006b; HELLOU et 
al., 2012). Essa hipótese é corroborada pela concomitante redução na concentração 
de GSH no rim neste mesmo tempo de exposição. 
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As enzimas AST e ALT ligam o metabolismo de carboidratos com o 
metabolismo de proteínas. Neste estudo, as enzimas do metabolismo de proteínas 
avaliadas, GLDH, AST e ALT também não apresentaram mudanças em sua atividade 
frente ao choque térmico. Diferentemente, a espécie Scophthalmus maximus avaliada 
por Yang et al. (2020) apresentou aumento de AST e ALT nos rins frente a altas 
temperaturas, o que atestam representar uma mobilização de aminoácidos livres para 
produção energética. Em outro estudo realizado por Jose (2014) em Oreochromis 
mossambicus frente ao aumento agudo de temperatura, foi observado um aumento 
nas atividades de GLDH, AST e ALT no rim, do qual os autores sugerem ter ocorrido 
para suprir a demanda de energia necessária frente ao estresse. Estudos indicam que 
o aumento de temperatura pode afetar o metabolismo de aminoácidos de maneiras 
diferentes, bem como alterar a importância geral de aminoácidos como fonte de 
energia (JURSS, 1979; JURSS, 1981; JOSE 2014). Portanto, para o rim de P. 
bifasciatus há dois cenários possíveis: o estresse térmico pode não ter sido o 
suficiente para afetar a atividade das enzimas do metabolismo de proteínas ou o peixe 
pode ter ativado outras fontes de energia diferente de aminoácidos frente ao estressor 
de aumento de temperatura, como lipídeos, que não foram avaliados neste estudo.   
 
4.4 EFEITOS DO CHOQUE TÉRMICO DE ALTA TEMPERATURA EM Psalidodon 
bifasciatus: VARIAÇÃO ENTRE ÓRGÃOS 
 
As atividades e os níveis dos biomarcadores apresentaram-se tecido-
específico (KAMMER et al., 2011; VINAGRE et al., 2014, MADEIRA et al., 2016b, 
ROSSI et al., 2017) e podem estar relacionados a diferenças de disponibilidade e 
sistemas de entrega de oxigênio, bem como a função e metabolismo predominante 
no tecido (aeróbico vs. anaeróbico) (PAVLOVIĆ et al., 2010; FALFUSHYNSKA et al., 
2014). Um estudo de avaliação completa da biologia térmica feito em brânquias, 
músculo e pele nas espécies de peixes tropicais Abudefduf saxatilis e Scartella cristata 
por Madeira et al. (2017) também mostrou respostas enzimáticas tecido-específicas. 
Os autores sugerem que o estresse térmico e oxidativo observado para cada tecido 
parece estar diretamente relacionado a taxa de difusão de oxigênio e consequente 
produção de EROs, gerando diferentes sensibilidades e respostas dos biomarcadores 
enzimáticos. Rossi et al. (2017) observaram que as respostas no metabolismo 
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energético de carboidrato e proteínas em Hoplosternum littorale também foi diferente 
nos tecidos de fígado, cérebro, músculo e brânquias avaliados. 
A ordem de respostas ao estresse térmico induzido neste estudo, ou seja, o 
tecido que mais enzimas apresentaram atividade alterada frente ao choque térmico, 
foi na ordem decrescente: brânquias > rim > fígado. A maior resposta nas brânquias 
pode estar relacionada à sua posição no corpo, como estão em contato direto com o 
ambiente e então se mantem continuamente expostas a variação física e química da 
água (MADEIRA et al., 2016a). Além disso, as brânquias se mostraram como um bom 
órgão para avaliação de efeitos térmicos na fisiologia de peixes, principalmente para 
alterações no metabolismo energético de carboidratos. Diferentemente, o rim dos 
peixes é parte do eixo hipotálamo-pituitária-intrarrenal (HPI) e sua ativação é essencial 
para manutenção de funções vitais como resposta à eventos estressantes (YANG et 
al., 2020; ZIMMERMANN, 2013), que apresentou grandes alterações no sistema de 
defesa antioxidante, podendo ser usado como órgão alvo para avaliação de efeitos 
térmicos nessa via. A menor resposta no fígado em todos os marcadores avaliados 
pode estar relacionado ao fato de que a função vital que esse órgão performa faz com 
que ele possua mecanismos efetivos de manter as atividades e níveis metabólicos 
com poucas alterações, ainda fornecendo combustível metabólico essenciais para 
órgãos extra-hepáticos (MADEIRA et al., 2016a; RUI 2014).    
Após a análise de 3 órgãos vitais de P. bifasciatus podemos inferir que essa 
espécie apresenta seus níveis enzimáticos do metabolismo de carboidratos, de 
proteínas e defesa antioxidante afetada pelo aumento agudo da temperatura, porém, 
o peixe se mostra capaz de modular a atividade das enzimas para suprir a demanda 












5 CONCLUSÕES E RECOMENDAÇÕES 
 
Os resultados indicam a ativação do sistema de defesa antioxidante de P. 
bifasciatus frente ao choque térmico de 31ºC, como mostrado pelo aumento nas 
atividades de GST e na concentração de GSH no fígado e atividades de SOD e GR e 
concentração de GSH no rim. Porém, as oscilações na concentração de GSH e nas 
enzimas dependente de glutationa, hepáticas e renais indicam o importante papel 
desta via nos ajustes finos ainda necessários, mesmo após 24 e 48 horas de 
exposição a alta temperatura. 
 O aumento nas atividades de enzimas do metabolismo de carboidratos, como 
mostrado pela modulação de PFK, HK e MDH nas brânquias, G6Pase e CS no fígado 
e G6PDH no rim, mesmo com oscilações, indicam a importância da via da glicólise e 
do metabolismo aeróbico nas brânquias, do metabolismo aeróbico no fígado e da via 
pentose fosfato no rim na tentativa de manter a homeostase frente ao estressor de 
choque térmico de alta temperatura.  
O peixe tropical P. bifasciatus apresentou sinais de estresse em todos os 
órgãos testados (brânquias, fígado e rim), que mostraram diferentes respostas frente 
ao choque térmico de alta temperatura. No rim o sistema de defesa antioxidante foi o 
mais alterado, enquanto nas brânquias o metabolismo de carboidrato foi o mais 
alterado. Os ajustes bioquímicos que ocorreram mostram que P. bifasciatus pode ser 
capaz de lidar com o estresse agudo de alta temperatura visto que a maioria dos 
indivíduos sobreviveram, porém como foram avaliados só até 48h de exposição, 
estudos avaliando maior tempo de exposição devem ser considerados para avaliar 
sua capacidade de sobrevivência frente ao choque térmico de alta temperatura.  
Esses resultados são significativos no contexto de eventos extremos frente a 
mudanças climáticas e seus impactos em pisciculturas e partes de fluxo lento de rios, 
no entanto, estudos futuros deveriam avaliar o limiar térmico em populações 
selvagens para desvendar os limites dos quais mudanças negativas ocorrem no 
desempenho e adaptação de peixes, potencialmente gerando alterações ecológicas. 
Além disso, essas descobertas demonstram a importância de estudos de biologia 
termal no contexto de avaliações de saúde ecológica frente à eventos extremos de 
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APÊNDICE 1 – Número de amostras utilizadas para análises enzimáticas 
 
TABELA S1 - Número de amostras utilizada para cada análise de biomarcadores do sistema de defesa 
antioxidante e marcadores de dano para os três órgãos (brânquias, fígado e rim) nos tempos de 
exposição de 2, 6, 12, 24 e 48h nas temperaturas de controle (21ºC) e choque térmico (31ºC). SOD - 
superóxido dismutase; CAT - catalase; GPx - glutationa peroxidase; GSH – glutationa reduzida; GR - 
glutationa redutase; GST – glutationa-s-transferase; LPO – lipoperoxidação e PCO – carbolinação de 
proteínas. 
  Brânquias Fígado Rim 
Biomarcador Tempo (h) 21ºC 31ºC 21ºC 31ºC 21ºC 31ºC 
SOD 
2 8 9 10 9 10 7 
6 8 10 10 10 8 8 
12 10 10 10 9 11 11 
24 8 10 10 8 10 5 
48 9 10 10 10 7 12 
CAT 
2 9 7 10 8 11 8 
6 10 10 10 10 10 9 
12 10 10 9 8 11 11 
24 10 10 8 8 12 7 
48 10 10 9 10 6 12 
GPx 
2 3 7 7 6 11 8 
6 8 9 10 8 10 10 
12 9 10 9 4 11 11 
24 10 10 5 9 12 7 
48 10 10 6 7 7 12 
GSH 
2 10 9 10 9 11 8 
6 10 9 10 10 9 9 
12 10 10 10 10 10 11 
24 10 10 10 8 12 7 
48 10 10 9 10 7 12 
GR 
2 10 9 10 9 9 8 
6 10 10 10 10 10 9 
12 10 10 10 9 7 9 
24 10 10 10 8 10 7 
48 10 10 10 10 7 12 
GST 
2 10 7 10 9 9 8 
6 9 9 10 10 10 10 
12 7 8 10 10 10 11 
24 6 10 10 8 11 7 
48 5 10 9 10 7 12 
LPO 
2 10 9 10 7 11 8 
6 10 10 8 9 10 10 
12 10 10 10 9 11 11 
24 10 10 5 5 12 7 
48 10 10 7 8 7 11 
PCO 
2 5 8 10 9 - - 
6 8 6 10 10 - - 
12 10 10 10 10 - - 
24 10 10 10 8 - - 





TABELA S2 -  Número de amostras utilizada para cada análise do metabolismo energético de 
carboidrato para os três órgãos (brânquias, fígado e rim) nos tempos de exposição de 2, 6, 12, 24 e 
48h nas temperaturas de controle (21ºC) e choque térmico (31ºC). GP – glicogênio fosforilase; G6Pase 
– glicose-6-fosfatase; HK – hexoquinase. PFK – fosfofrutoquinase; PK – piruvato quinase; G6PDH – 
glicose-6-fosfato desidrogenase; LDH – lactato desidrogenase; CS – citrato sintase e MDH – malato 
desidrogenase. 
  Brânquias Fígado Rim 
Biomarcador Tempo (h) 21ºC 31ºC 21ºC 31ºC 21ºC 31ºC 
GP 
2 - - 7 5 - - 
6 - - 7 9 - - 
12 - - 9 10 - - 
24 - - 10 5 - - 
48 - - 8 10 - - 
G6Pase 
2 - - 10 7 6 4 
6 - - 10 10 6 4 
12 - - 10 10 6 7 
24 - - 7 8 6 7 
48 - - 10 5 9 7 
HK 
2 10 9 5 4 10 8 
6 10 10 8 10 10 8 
12 10 10 6 7 11 10 
24 10 10 7 9 12 10 
48 10 10 5 9 9 9 
PFK 
2 10 9 10 9 10 8 
6 9 10 10 10 10 10 
12 10 10 10 10 11 10 
24 10 9 10 8 12 9 
48 10 10 8 10 10 9 
PK 
2 9 8 9 9 9 8 
6 8 8 10 9 10 9 
12 7 7 10 9 11 10 
24 5 8 10 8 12 9 
48 8 8 6 10 10 9 
G6PDH 
2 10 9 10 9 9 7 
6 10 10 10 10 10 9 
12 9 8 10 10 10 8 
24 8 9 10 10 12 8 
48 8 10 8 10 9 9 
LDH 
2 9 9 9 8 11 8 
6 10 10 10 10 10 8 
12 10 10 10 9 10 10 
24 10 10 10 8 12 9 
48 10 10 8 10 10 9 
CS 
2 10 8 10 9 11 8 
6 10 10 10 10 10 10 
12 10 9 10 10 11 10 
24 10 10 10 8 12 10 
48 10 9 8 10 10 9 
MDH 2 10 9 10 9 10 8 
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6 10 10 10 10 10 8 
12 10 10 10 10 11 10 
24 10 10 10 10 12 9 
48 10 10 8 10 10 9 
 
TABELA S3 - Número de amostras utilizada para cada análise do metabolismo energético de proteínas 
para os três órgãos (brânquias, fígado e rim) nos tempos de exposição de 2, 6, 12, 24 e 48h nas 
temperaturas de controle (21ºC) e choque térmico (31ºC). GLDH – glutamato desidrogenase; AST – 
aspartato aminotransferase e ALT – alanina aminotransferase. 
  Brânquias Fígado Rim 
Biomarcador Tempo (h) 21ºC 31ºC 21ºC 31ºC 21ºC 31ºC 
GLDH 
2 8 7 9 9 11 8 
6 8 9 10 10 10 8 
12 6 9 9 10 10 10 
24 4 5 10 10 12 10 
48 4 5 8 10 10 9 
AST 
2 10 9 10 9 10 8 
6 10 9 10 10 9 9 
12 6 10 10 10 11 10 
24 9 10 10 10 12 10 
48 7 9 10 10 10 12 
ALT 
2 10 9 10 8 10 8 
6 10 10 9 10 7 8 
12 10 10 8 10 11 9 
24 10 10 7 9 12 10 
48 9 10 10 9 9 9 
 
 
 
